


















Abstract: The oxidative phosphorylation  (OXPHOS) system  localized  in  the  inner mitochondrial 







not  fully  understood  yet. We  used  a  HEK293  cellular  model  where  the  COX4  subunit  was 
completely knocked out, serving as an ideal system to study interdependency of cI and cIV, as early 
phases of cIV assembly process were disrupted. Total absence of cIV was accompanied by profound 
deficiency of  cI, documented by decrease  in  the  levels of  cI  subunits  and  significantly  reduced 
amount of assembled cI. Supercomplexes assembled from cI, cIII, and cIV were missing in COX4I1 
knock‐out  (KO) due  to  loss of cIV and decrease  in cI amount. Pulse‐chase metabolic  labeling of 
mitochondrial DNA (mtDNA)‐encoded proteins uncovered a decrease in the translation of cIV and 









Energetic  needs  of  mammalian  organisms  fully  depend  on  ATP  produced  by 
oxidative phosphorylation (OXPHOS), a major metabolic pathway localized in the inner 



































occur  at  various  levels  of mtDNA  expression,  including mRNA maturation, mRNA 
stability,  translational  coordination,  ribosomal  biogenesis,  and  translation  itself  [1–5]. 
Expression  and  posttranslational modifications  of  individual  subunits  in  cytosol  and 
mitochondria  need  to  be  coordinated  by  signaling  crosstalk  between  nucleus  and 
mitochondria  [6]. Moreover, for proper OXPHOS  function, many enzyme cofactors are 
needed and their homeostasis and efficient incorporation into apoenzyme are important 
[7].  Individual  subunits  and  cofactors  must  assemble  to  produce  the  mature  and 
functional enzymes, with a myriad of so‐called “assembly factors” involved. In addition, 
respiratory chain complexes form supramolecular assemblies termed as supercomplexes, 
adding  yet  another  level  of  complexity  in  OXPHOS  biogenesis.  The most  abundant 
supercomplex  in mammalian mitochondria was  named  as  respirasome,  because  it  is 
composed by all the elements capable of transferring electrons from NADH to oxygen, 
i.e., one copy of complex  I, dimer of complex  III, and one copy of cIV  (I III2IV)  [8].  Its 
structure has been recently solved with overall resolution at 5.8 Å [9] or 5.4 Å [10]. 
Mammalian  cIV  consists  of  a  catalytic  core  composed  of  three mtDNA‐encoded 










Biogenesis of  cIV  is  a  complicated  and highly  regulated process  that was  at  first 
described  as  sequential  incorporation  of  cIV  subunits  through  four  distinct  assembly 
intermediates  S1–S4,  reflecting  rate‐limiting  steps  in  enzyme  biogenesis  [16]. The  cIV 
assembly mechanism  is  not  spontaneous,  because  numerous  accessory  nuclear DNA‐
encoded proteins are needed to build the holoenzyme. Their function is required for all 
steps of the process and most of them are evolutionary conserved from lower to higher 
eukaryotes  [17,18].  Currently,  cIV  assembly  is  considered  to  be  modular,  with 
independent maturation of three mtDNA‐encoded subunits accompanied by addition of 
specific sets of nuclear‐encoded subunits  [4,19]. MT‐CO1 maturation occurs within  the 
MITRAC  complexes  (mitochondrial  translation  regulation  assembly  intermediates  of 
cytochrome  c oxidase) before binding of  an  assembly  initiator  subcomplex  containing 
nuclear‐encoded subunits COX4 and COX5A, the first ones to be assembled together [20]. 
The  MT‐CO2  module  then  associates  with  nascent  cIV  upon  MT‐CO2  copper 
metallization  by  the  specific  SCO1/SCO2,  COX16,  and  COA6  chaperones  [21–25]. 
Addition  of  the MT‐CO3 module, with  the  help  of HIGD2A,  finalizes  cIV  assembly 
[4,26,27]. 
Complex  I  is  the  largest  OXPHOS  complex,  which  in  mammals  consists  of  45 
subunits,  including  14  core  subunits  homologous  to  prokaryotic  cI  components,  and 
numerous  accessory  subunits  that  are  indispensable  for  enzyme  assembly  and 
stabilization  [5].  The  biogenesis  of  the  complex  is  characterized  by  pre‐assembly  of 
individual modules  that  reflect  enzyme  functional  units,  aided  by  specific  assembly 
factors [4]. The membrane arm containing the mtDNA‐encoded subunits ND1‐ND6 first 
associates with  the ubiquinone  (CoQ)‐binding module. The  assembly  is  completed by 
attachment of the soluble N‐module responsible for electron transfer between NADH and 
CoQ. 
It has been  repeatedly  found  that deficiency  in one of  the complexes may  in  turn 
affect the other ones. Therefore, complexes are linked not only by their function, but also 
by interdependency in individual complex formation or maintenance. Notably, deficiency 




occurrence was  interpreted as a consequence of cI destabilization  in  the absence of  its 
supercomplex  partner  [28–33].  However,  some  studies  convincingly  show  that  the 
interdependency  is associated with  impairment  in cI maturation, which can be at  least 




with  complete  absence  of  cIV  caused  by  defect  in  early  phases  of  MT‐CO1 
maturation/assembly  [36,37].  These  studies  indicate  that  cI  is  affected  at  the  level  of 
complex assembly, suggesting  some degree of  interdependency between biogenesis of 
these  respiratory  chain  complexes.  In  contrast,  another  reported  case  of  cI‐cIV 
interdependency postulated that cIV loss due to nonsense mutations in MT‐CO1 gene led 
to  increased  activity  of  the mitochondrial m‐AAA  protease  AFG3L2,  which  in  turn 
impaired  the  stability  of  complex  I  [38].  Importantly,  numerous  cases  of milder  cIV 
assembly defects with at least minimal residual portion of assembled cIV display no effect 
on  cI  [39].  Recently,  a  study  using  143B  ΔMT‐CO1  and  ΔMT‐CO2  cybrid  cells 













Preparation  of  HEK293  (ATCC  CRL‐1573)‐based  cellular  models,  i.e.,  COX4I1, 
COX4I2, and COX4I1/4I2 gene knock‐outs and cells expressing COX4I1 or COX4I2 on the 
background  of  COX4I1/4I2  knock‐out  (KO)  HEK293  was  described  in  detail  in  our 
previous study [15]. Briefly, COX4I1 and COX4I2 knock‐outs were introduced by CRISPR 
(Clustered  Regularly  Interspaced  Short  Palindromic  Repeats)  knock‐out  technology 
employing Cas9‐D10A paired nickase with two chimeric RNA duplexes [41]. To obtain 
double  knock‐out  of  both  isoforms  (COX4I1/4I2  KO), we  subsequently  knocked  out 
COX4I2 and COX4I1. For this study, two individual clones of each knock‐out was used 
(COX4I1  KO  1  and  2,  COX4I2  KO  1  and  2,  COX4I1/4I2  KO  1  and  2).  For  rescue 
experiments, COX4I1/4I2 KO 2 served as a background generating cell lines with stable 
expression  of  COX4I1  (COX4I1  KI)  or  COX4I2  (COX4I2  KI),  using  full  length 
complementary  DNA  (cDNA)  constructs  in  pcDNA3.1+  with  C‐terminal  FLAG 
(DYKDDDDK) tag. 
Cells were  cultivated  under  standard  conditions  (37  °C,  5%  CO2  atmosphere  in 
Dulbeccoʹs Modified Eagle Medium: Nutrient Mixture F‐12 (DMEM/F‐12) (Thermo Fisher 
















Blue‐native  (BN)‐PAGE  electrophoresis  [43] was  used  to  separate  native  protein 
complexes. For protein complex solubilization, mild non‐ionic detergent digitonin, which 
prevents dissociation of supercomplexes, was used; thus, OXPHOS complexes and their 
supercomplexes  could  be  detected.  Mitochondria  from  HEK293  were  released  by 
hypotonic  shock and  isolated using differential  centrifugation as previously described 
[44]  and  then  stored  as  dry  pellets  at  ‐80  °C.  Isolated  mitochondrial  pellets  were 
solubilized by digitonin (6 g detergent/g of protein) and prepared for analysis according 











Biological  duplicates  (COX4I1  KO  clones  1  and  2,  COX4I2  KO  clones  1  and  2, 
COX4I1/4I2 KO clones 1 and 2) were harvested and MS LFQ analysis was performed in 
technical duplicates, as described previously [45]. Briefly, cell pellets (100 μg of protein) 
of  wild‐type  HEK293  cell  line,  COX4I1,  COX4I2,  and  COX4I1/4I2  KO  clones  were 
solubilized by sodium deoxycholate (final concentration 1% (w/v)), reduced with TCEP 









(maxquant.org/perseus/,  v.  1.5.8.5).  LFQ  dataset  is  publicly  available  in  the  PRIDE 













peptide  quantification  and  plain  text  export,  Proteome Discoverer  software  (Thermo 
Fisher  Scientific),  and Mascot  peptide  search  engine  (Matrix  Science) were  used.  For 
further data evaluation, Python code was used to separate unlabeled and labeled peptides 
into two datasets and R code was used to determine the relative peptide intensity for each 





available  in  the  CEDAR  database  [48]  (https://www3.cmbi.umcn.nl/cedar/browse),, 
accession number CRX25 (accessed on December 22nd 2020). 
2.7. Mitochondrial Protein Synthesis Pulse‐Chase Analysis 
To  study  synthesis  and  turnover  of  mtDNA‐encoded  proteins,  we  essentially 
employed the method of in vivo metabolic pulse‐chase protein labeling by 35S‐methionine 






added  into each well  (final concentration 250 μM) and  incubated  for a  further 15 min. 
Then, cells were washed two  times with phosphate buffered saline PBS containing 250 









(GE Healthcare), which was  then  scanned by FX Molecular  Imager  (Bio‐Rad). Signals 
detected by scanner were quantified by software AIDA Image Analyzer. 
2.8. Measurement of Metabolic Fluxes 




COX4I1/COX4I2  clone  1  (n  =  3). Briefly,  1 day prior  to measurement,  3.104  cells were 
seeded in pentaplicates in poly‐L‐lysine‐coated wells of measuring plate, and incubated 
overnight under  standard  cultivation  conditions. For  the measurement,  the  cells were 
washed with 1 mL of XF Assay Medium Modified DMEM containing 10 mM glucose as a 























blot  analysis  and  immunodetection  in  two  representative  clones of  each COX4I2 KO, 
COX4I1  KO,  and  COX4I1/4I2  KO  in  comparison  with  wild‐type  (wt)  HEK293. 
Representative WB  images are  shown  in Figure 1a, where COX4I1 and MT‐CO2 were 
undetectable,  COX5A  and  COX6C  only  barely  detectable,  and MT‐CO1  significantly 
decreased in COX4I1 KO and double COX4I1/4I2 KO (Figure 1a,b, Figure S1a). In contrast, 






isoform COX4I2  (Figure 1a). The  functionality and specificity of  the antibodies used  to 
detect COX4I1 or COX4I2 was confirmed using positive control samples from COX4I1/4I2 
KO  transfected with  the  cDNA  of  the  corresponding  genes—knock‐in  (KI)  of  either 
COX4I1 or COX4I2 isoforms (Figure 1c). As we showed previously [15], HEK293 cells (wt) 
do not  show detectable  levels COX4I2 protein. On  the  contrary, COX4I1  isoform was 
detected  by  both monoclonal  (COX4I1)  and  polyclonal  (dual  COX4  isoform‐specific) 
antibodies. COX4I2 protein was detected only in the positive control COX4I2 knock‐in cell 
line (Figure 1c). 
In  addition  to  classical  electrophoretic  and  immunodetection  approach,  relative 






not  significantly  changed  as  cIV  subunit  amounts were  comparable  to wild‐type  cells 
(Figure 1d). 
Steady‐state  levels  of  representative  subunits  of  other  OXPHOS  complexes 
(NDUFA9  of  cI,  SDHA  of  cII,  UQCRC2  (CORE2)  of  cIII,  and  ATP5F1A  (F1α)  and 
ATP5MC1  (Foc)  of  cV)  were  also  examined  by  SDS‐PAGE  with  Western  blot 
















profound and uniform decrease  in COX4I1/4I2 and COX4I1 KO  (Figure S2c). Data  for 





cI  subunits  in  COX4I2 KO were  comparable  to wild‐type. On  average,  levels  of  cIII 
subunits were  slightly decreased  in COX4I1/4I2 KO  cells,  but  it was  less  apparent  in 
COX4I1 KO (Figure 1g, Figure S2c). The remaining OXPHOS complexes, cII and cV, were 
not  altered  in  the  COX4I1  and  COX4I1/4I2  KO  clones.  Consistently,  the  levels  of 
mitochondrial proteins overall, as well as of individual OXPHOS complexes in COX4I2 








































of  mitochondrial  respiration  and  glycolysis  (Figure  2).  After  recording  basal 




ECAR.  Addition  of  chemical  protonophore  FCCP  (which  uncouples  ADP 
phosphorylation  and  oxidation  processes)  increased  OCR,  allowing  us  to  determine 





















(Figure 2a,b),  the OCR was even slightly  increased compared  to wild‐type  (Figure 2c), 
while ECAR was not significantly changed in COX4I2 KO (Figure 2d). Consistent with the 




activity  (ECAR)  compared  to  wt  cells  (Figure  2b,d). Moreover,  ECAR  displayed  no 
response to oligomycin, indicating that energy requirements of cells lacking COX4I1 are 























Immunodetection  with  an  antibody  against MT‐CO1  subunit  revealed  the  total 
absence of all assembled forms of cIV in COX4I1 and COX4I1/4I2 KO clones. Residual MT‐
CO1 subunit was detected with apparent migration around 130 kDa, likely representing 
the S1  (early MITRAC) assembly  intermediate  (Figure 3a). Early  incorporating subunit 
COX5A,  which  also  showed  residual  presence  in  SDS/PAGE  experiments,  was  not 
detected  in  association with MT‐CO1  in  COX4I1  or  COX4I1/COX4I2  KO  clones  (not 
shown). In contrast, COX4I2 KO displayed a band pattern and amount of cIV‐containing 
complexes comparable to wild‐type, including cIV monomer (IV), dimer (IV2), and III2IV 


















by both MT‐CO1 and  specific COX4I2 antibody  in  the COX4I2 KI  cells  confirmed  the 
efficiency of  isoform 2  to act  in de novo  complex assembly and  its  incorporation  into 
supercomplexes (Figure S3). 
The  content  and  assembly  status  of  respiratory  chain  complexes  was  further 








assembly  intermediate  that was  detected with MT‐CO1  antibody  in WB  experiments 
(Figure 3a), as COA3 is a MT‐CO1‐interacting protein [20]. In accordance with BN‐PAGE 
WB analysis and proteomic LFQ studies, SILAC‐based complexome profiling confirmed 
the  profound  decrease  in  complex  I  displayed  by  the  KO  cells,  being  decreased 










harboring  the  flavin  mononucleotide  site. While  we  did  not  detect  co‐migration  of 
NDUFAF2,  the  typical  marker  of  this  Q/P  subassembly  [35],  we  did  detect  the 
accumulation of NDUFAF4 and ACAD9, which also associate with Q/P module and are 
released when  cI  assembly  is  completed  [2].  Consistent with  the  results  of WB  and 
immunodetection  and  LFQ  proteomics,  only  a  modest  decrease  in  complex  III  was 
observed in KO cells. Moreover, in agreement with BN‐PAGE WB data, cIII distribution 
in  COX4I1/4I2  KO  shifted  from  supercomplexes  to  the  cIII  dimer.  Level  of  cII  was 
unchanged between control and KO cells. Distribution and content of cV corresponded to 
BN‐PAGE WB experiments, and cV monomer was the dominant form detected both in 















subunits  was  performed  to  decipher  whether  cIV  and  cI  deficiencies  detected  in 





proteins  were  separated  by  SDS‐PAGE  and  detected  by  phosphor  storage  screen 
fluorescence (Figure 5a). These pulse‐chase experiments revealed that apart from the MT‐
ATP6  and MT‐ATP8  components  of  cV,  the majority  of  mtDNA‐encoded  OXPHOS 
subunits were synthesized less in COX4I1 KO and COX4I1/4I2 KO clones than in the wt 
HEK293 cells in the “pulse” samples. Again, COX4I2 KO clones were not affected, having 
synthesis  rates and protein patterns comparable  to  the wild‐type. Detection of  labeled 
proteins following the 24 h chase in non‐labeling medium allowed for the estimation of 
protein turnover. In general, levels of labeled proteins were decreasing compared to pulse 
in  all  analyzed  cell  lines  (Figure  5a).  Strikingly,  the MT‐CO2/MT‐CO3  double  band 
completely disappeared during the chase period in COX4I1 and COX4I1/4I2 KO clones 
(Figure  5a, Figure S5),  reflecting  their degradation due  to  an  inability  to  assemble,  as 
suggested by previous data. In contrast, residual levels of MT‐CO1 were still detectable 





















Interestingly,  the MS LFQ dataset provided  further  support  for  the hypothesis of 
disturbed  mitochondrial  translation,  as  content  of  mitochondrial  ribosomal  proteins 
showed a generalized decrease of about 1.5‐fold  in COX4I1 and COX4I1/4I2 KO clones 
(Figure  5b,  Figure  S2). Moreover,  content  of  ribosomal  assembly  factors DDX28  and 





Previously,  loss of  function  (LOF) models of OXPHOS genes  in mammalian  cells 
were relying on RNA interference (RNAi) technologies or deriving embryonic fibroblasts 
from mouse  knockout  animals  (MEFs).  The  arrival  of  the  relatively  straightforward 








cultivation  of COX4I1‐lacking  clones  represented  a  significant  challenge  due  to  their 
highly glycolytic phenotype. The proliferation of KO  cells was  improved using  richer 
DMEM/F‐12  medium  supplemented  with  uridine.  Therefore,  careful  selection  of  a 
metabolically flexible cell line and optimization of culturing conditions is necessary for 
successful experimentation with knock‐outs of essential OXPHOS genes. 
As COX4  is an early  incorporating subunit  [4,13,16,51],  impaired assembly of cIV 
enzyme  was  expected  in  COX4I1  and  COX4I1/4I2  KO  clones.  Indeed,  native 
electrophoresis  confirmed presence of MT‐CO1‐containing  cIV  assembly  intermediate, 
most  likely  representing a MITRAC  complex  [20]. Fully assembled  cIV monomer  and 
dimer were  undetected. Moreover,  the  complete  absence  of  fully  assembled  cIV was 
coupled with  loss of supercomplexes containing cIV  ‐  III2IV and  I III2IV  (respirasome). 
Thus, our model cell lines unambiguously confirmed that COX4I1 subunit is essential for 
enzyme assembly process. 















The  catalytic  function  of  cIV  enzyme  in COX4I1 KO  clones was  expected  to  be 
completely  impaired  due  to  loss  of  catalytic  core mtDNA‐encoded  subunit MT‐CO2, 
indispensable  for  cIV  catalytic  function  [55].  The  results  of  Seahorse  measurement 
confirmed  our  hypothesis,  as  COX4I1  KO  and  COX4I1/4I2  KO  clones  demonstrated 
complete absence of oxygen consumption  (OCR) and  thus OXPHOS activity.  Impaired 








did  not  have  any  impact  on  mitochondrial  respiration,  as  metabolic  phenotype 
determined by Seahorse measurements was comparable to wild‐type. Thus, no significant 
and  functionally  relevant  changes  were  observed  within  COX4I2  KO  clones  in 
comparison with wild‐type HEK293. 
















[40],  in  our  BN‐PAGE  or  complexome  profiling  experiments,  we  did  not  observe 
association of the residual cIV subunits or their assemblies with the I III2 supercomplex. 
In  that  study,  ΔMT‐CO2  cybrids  harbored  non‐canonical  subassembly  of  MT‐CO1, 
COX5B, and HIGD2A binding to IIII2 and preventing its turnover [40]. Even though these 










where  translation  of  cV  subunits  occurs  at  separate mitoribosomes  to  facilitate  their 







plasticity  realized  by  MITRAC  complex,  where  absence  of  early  assembly  nuclear‐
encoded subunits such as COX4  leads  to arrest of  translation of MT‐CO1  subunit  that 
remains  stalled  as  a  ribosome‐nascent  chain  complex  containing MITRAC  component 
COX14  [57].  Therefore,  cIV  assembly  cannot  proceed.  Moreover,  a  portion  of 




associated  with MT‐CO1  destabilization  due  to  defective  hemylation  or  C‐terminus 
truncation. Therefore, another possible link between early phases of cI and cIV biogenesis 
may  be  represented  by  COA1  protein.  This  mammalian  homologue  of  yeast  COX1 
translational  regulator  COA1 was  initially  identified  as  a  cIV  biogenesis  factor  [20]. 
However,  it was  recently  shown  that  it also  serves as a  translational  factor of  cI ND2 
subunit in a similar manner to COX14 function during MT‐CO1 synthesis [58]. COA1 may 
coordinate  biogenesis  of  cIV  and  cI  as  a  bifunctional protein  to  ensure production  of 
corresponding amount of these respiratory complexes. One could speculate that stalling 
of MT‐CO1 within MITRAC complex may negatively influence the availability of COA1 
for MT‐ND2  synthesis. The ND2  assembly module  of  complex  I  serves  as  a  core  for 
addition  of  other  assembly  modules  [4],  and  therefore  its  deficiency  would  have  a 
significant effect on cI content. Nevertheless, our data indicate that attenuation of cIV and 
cI mtDNA‐encoded  subunits  is generalized. This could be explained by  the decreased 
content of mitochondrial ribosomal proteins  identified by MS LFQ analysis  in COX4I1 
and COX4I1/4I2 KO cells, as well as by complexome profiling  in COX4I1/4I2 KO. The 





which  was  shown  to  involve  reduction  of  the  content  of  mitoribosome  protein 
components  and  subsequent  downregulation  of mitochondrial  protein  synthesis  [59]. 
However,  residual  cIV amounts are  sufficient  to prevent an associated defect  in  cI, as 
indicated  previously  by  study  using  knock‐down  of  COX4  in  HEK293  cells,  which 
displayed  unchanged  levels  of  complex  I  [60]. Complete  clarification  of  the  observed 
interdependency warrants further studies. 
In  summary,  CRISPR‐Cas9‐mediated  knock‐out  of  COX4  isoforms  confirmed  its 
position as the initiator subunit of cIV assembly. In normoxia, the COX4I2 isoform is not 
significantly expressed  in HEK293, nor is  it induced upon deletion of  isoform COX4I1, 
and therefore COX4I1 single KO and COX4I1/4I2 KO cells displayed the same phenotype. 
Importantly, knock‐in of either isoform 1 or 2 into COX4I1/4I2 KO was able to complement 
cIV defect,  indicating  that  even COX4I2  is  able  to  initiate de novo  enzyme  assembly. 
COX4I1‐lacking cells presented with cIV–cI biogenesis interdependency associated with 
yet a novel mechanism involving the decrease in the amounts of mitochondrial ribosomes 
and  the  downregulation  of  mitochondrial  protein  synthesis.  This  illustrates  the 
complicated  and  intertwined mechanisms  governing  the  biogenesis  of mitochondrial 
respiratory  chain  complexes  and  opens  the  ground  for  further  elucidation  of  such 
mechanisms. 
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